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ABSTRACT 17 
We propose the progressive mechanical expansion of cell‐derived tissue analogues as a 18 
novel, growth‐based approach to in vitro tissue engineering. The prevailing approach 19 
to producing tissue in vitro is to culture cells in an exogenous “scaffold” that provides a 20 
basic structure and mechanical support. This necessarily pre‐defines the final size of 21 
the implantable material, and specific signals must be provided to stimulate 22 
appropriate cell growth, differentiation and matrix formation. In contrast, surgical 23 
skin expansion, driven by increments of stretch, produces increasing quantities of 24 
tissue without trauma or inflammation. This suggests that connective tissue cells have 25 
the innate ability to produce growth in response to elevated tension. We posit that 26 
this capacity is maintained in vitro, and that order‐of‐magnitude growth may be 27 
similarly attained in self‐assembling cultures of cells and their own extracellular 28 
matrix. 29 
The hypothesis that growth of connective tissue analogues can be induced by 30 
mechanical expansion in vitro may be divided into three components: (1) tension 31 
stimulates cell proliferation and extracellular matrix synthesis; (2) the corresponding 32 
volume increase will relax the tension imparted by a fixed displacement; (3) the 33 
repeated application of static stretch will produce sustained growth and a tissue 34 
structure adapted to the tensile loading. 35 
Connective tissues exist in a state of residual tension, which is actively maintained by 36 
resident cells such as fibroblasts. Studies in vitro and in vivo have demonstrated that 37 
cellular survival, reproduction, and matrix synthesis and degradation are regulated by 38 
the mechanical environment. Order‐of‐magnitude increases in both bone and skin 39 
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volume have been achieved clinically through staged expansion protocols, 40 
demonstrating that tension‐driven growth can be sustained over prolonged periods. 41 
Furthermore, cell‐derived tissue analogues have demonstrated mechanically 42 
advantageous structural adaptation in response to applied loading. Together, these 43 
data suggest that a program of incremental stretch constitutes an appealing way to 44 
replicate tissue growth in cell culture, by harnessing the constituent cells’ innate 45 
mechanical responsiveness. 46 
In addition to offering a platform to study the growth and structural adaptation of 47 
connective tissues, tension‐driven growth presents a novel approach to in vitro tissue 48 
engineering. Because the supporting structure is secreted and organised by the cells 49 
themselves, growth is not restricted by a “scaffold” of fixed size. This also minimises 50 
potential adverse reactions to exogenous materials upon implantation. Most 51 
importantly, we posit that the growth induced by progressive stretch will allow 52 
substantial volumes of connective tissue to be produced from relatively small initial 53 
cell numbers. 54 
55 
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INTRODUCTION 56 
Tissue engineering has shown considerable promise as a strategy for regenerating 57 
damaged tissues, with potential to overcome shortages of graft material and donor 58 
organs [1]. The prevailing strategy is to use a synthetic or de‐cellularised biological 59 
material as a “scaffold” within which the tissue may be constructed by colonising cells. 60 
This may be considered an analogue of the healing process, in which the haematoma 61 
provides a provisional structure for the regenerating tissue. An intrinsic limitation of 62 
this methodology is that the scaffold pre‐defines the size of the cultured tissue. We 63 
propose here an alternative approach to production of implantable tissues in vitro, 64 
aiming to replicate growth rather than healing. We further propose that this may 65 
allow not only the cultivation of larger volumes of tissue from limited starting 66 
material, but also the development of a structure adapted to function. 67 
Surgical methods of producing expanding volumes of connective tissue – particularly 68 
skin and bone – through progressive mechanical stretch have existed for several 69 
decades [2, 3]. We posit that sustained growth of tissues could be similarly achieved in 70 
vitro, by incrementally extending (stretching) three‐dimensional cultures of tissue‐71 
forming cells and their self‐assembled matrix. The underlying premise is that 72 
connective tissue cells such as fibroblasts are responsible for tissue growth 73 
(comprising cell proliferation and extracellular matrix synthesis, organisation and 74 
remodelling) in vivo under elevated tension, and that they retain this capacity under 75 
appropriate conditions in vitro. 76 
By applying the principle of tension‐driven growth to tissue‐forming cell cultures, it 77 
may be possible to produce substantial volumes of connective tissues in situations 78 
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where surgical expansion is not practical. These may include (non‐emergency) skin 79 
grafting where insufficient healthy skin is available for stretching or sufficient and 80 
suitable donor skin is unavailable. Tissues such as tendon, ligament and artery do not 81 
lend themselves readily to surgical lengthening, but could conceivably be produced by 82 
this method in vitro. Furthermore, tissue analogues assembled with minimal 83 
exogenous materials may serve as useful organotypic in vitro models. 84 
Tension‐driven tissue growth 85 
Connective tissues typically exist in a state of residual tension [4]; resident cells (e.g. 86 
fibroblasts in soft connective tissues) actively maintain this “tensional homeostasis” 87 
[5]. Mechanically expanding a region of skin increases this tension, which in turn 88 
induces cell proliferation and extracellular matrix synthesis without trauma [6‐8]. As 89 
little as one hour of cyclic or static stretch was sufficient to stimulate cell proliferation 90 
and vascular growth in skin [9]. In engineering terms, strain is the ratio of change in 91 
length to resting length, so growth reduces strain by increasing the resting length. 92 
Thus, mechanical stress above homeostatic levels stimulates growth, which subsides 93 
when tissue tension returns to a baseline range. Unlike elastic materials familiar to 94 
engineering, in which the mass remains constant, a tissue growing under stretch only 95 
transiently changes thickness [3]. The incorporation of new material into the existing 96 
structure, without disruption of load‐carrying or other functions, may be termed 97 
“interstitial growth” [10]. 98 
Experimental studies have demonstrated that explanted bone and skin can also be 99 
expanded in vitro [11, 12]. Fractured rat tibiae explanted after one week of healing 100 
showed expanding soft tissue and endochondral ossification when subjected to 101 
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distraction (progressive widening of the fracture gap) for a further week in vitro [11]. 102 
Explanted neonatal foreskin, maintained in standard cell culture medium, was 103 
mechanically expanded to twice its initial area, over five days, while maintaining its 104 
original thickness [12]. These in vitro organ culture models provide evidence of the 105 
resident cells’ ability to generate new tissue in response to mechanical cues, even 106 
when isolated from inflammatory or circulating signals. 107 
Self‐assembly of tissue analogues in vitro 108 
By promoting extracellular matrix synthesis, culturing fibroblasts with elevated levels 109 
of ascorbate allows them to self‐assemble into a multi‐layered tissue analogue [13, 14]. 110 
This concept has been extended to further cell types and culture conditions, as the 111 
basis for scaffold‐free engineering of tendon, bone, muscle, blood vessel and other 112 
tissues [15]. Typically, the sheets produced by this method are layered or allowed to 113 
contract into cords for the construction of more complex tissues. For the present 114 
discussion, we will focus chiefly on analogues of soft connective tissues derived from 115 
fibroblast cultures as the most basic example. 116 
Cell‐derived tissue analogues have exhibited the mechanical integrity to support 117 
themselves between anchor points after separation from the culture surface or other 118 
supports [16‐21]. This integrity has been maintained when loaded under tension [16, 17, 119 
21, 22]. Furthermore, mechanical loading results in a stiffer, functionally adapted 120 
structure, particularly under physiological loading in vivo [20, 23]. Gauvin et al. [16] 121 
also showed that the cells and/or extracellular matrix maintained attachment to the 122 
anchoring material under mechanical stimulation. To our knowledge, there are no 123 
reports to date of in vitro growth of tissue analogues under applied tensile loads. 124 
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HYPOTHESES 125 
Drawing on the principles of surgical tissue expansion, we propose that incremental 126 
static stretch can drive order‐of‐magnitude growth and structural adaptation 127 
connective tissue analogues in vitro. This hypothesis can be divided into the following 128 
requisite components: 129 
1. Applying stretch to cell‐derived, self‐assembling tissue analogues in vitro 130 
stimulates growth comprising both cell proliferation and extracellular matrix 131 
synthesis. 132 
2. If the applied displacement is held, the volume increase due to growth will return 133 
the tension within the construct to a baseline level. 134 
3. Repeating stretch–hold–relax cycles will result in sustained growth of connective 135 
tissue analogues with a structure and composition adapted to tensile loading. 136 
EVALUATION OF THE HYPOTHESES 137 
Mechanical stimulation of growth‐related cellular functions 138 
Experiments in vitro have shown that mechanical stimuli influence virtually all aspects 139 
of cell function [24]. Using surface patterning to control the degree of cell spreading 140 
has shown that adherent cells must establish sufficient internal tension to undergo 141 
division [25‐27]. Conversely, cells prevented from spreading undergo apoptosis. The 142 
tension‐dependence of mitosis is further demonstrated in micro‐patterned cell sheets, 143 
in which proliferation occurs in regions where cell‐generated traction forces are 144 
highest [28, 29]. A 10% static, uniaxial stretch, maintained for two days, induced 145 
almost a doubling in DNA synthesis in smooth muscle cells [30], indicating an 146 
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elevation of cell proliferation. Similarly, 24 hours of static biaxial stretch promoted 147 
proliferation of smooth muscle and endothelial cells, but required higher strain levels 148 
(approximately 27–40%) [31]. 149 
In constrained (tethered) collagen gels, tensile stress develops primarily as a result of 150 
cell contractility, and this in turn activates resident fibroblasts to produce collagenous 151 
extracellular matrix [32‐34]. Dermal fibroblasts cultured on flat surfaces subjected to 152 
20% static stretch also up‐regulated expression of collagen [34]. Cardiac fibroblasts 153 
also increased collagen expression under static strain (both uniaxial and biaxial), but 154 
at a lower stretch magnitude [35]. Smooth muscle cells similarly showed an increase in 155 
matrix synthesis under a 10% static stretch [30]. Comparisons between strain modes 156 
suggest that static tension favours matrix deposition, while cyclic tension favours 157 
strength‐building reorganisation and/or remodelling [33, 34]. 158 
In tissue analogues based on the fibroblast self‐assembly method described above, 159 
Gauvin et al. [16] observed an increase in extracellular matrix accumulation in 160 
constructs tethered to maintain cell‐derived tension. Cyclic stretch produced more 161 
pronounced effects over the three days of loading, but the study did not include the 162 
application of an exogenous static strain. No change in cell numbers was noted in 163 
either case, which may reflect the application of strain after the formation and 164 
contraction of the tissue constructs. In contrast, osteoblast precursors in collagen gels 165 
subjected to a 0.5mm/day stretch for two weeks (approximately 1.5%–1.2% strain at 166 
each application) proliferated to roughly double the population of gels cultured in 167 
static conditions [36]. However, the increase in total protein content was not 168 
statistically significant. We anticipate that both cell proliferation and matrix synthesis 169 
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may be enhanced, and faster distraction permitted, by eliminating the exogenous, 170 
randomly‐organised extracellular matrix (e.g. collagen gel) and applying the strain 171 
protocol throughout the tissue assembly process (promoting early adaptation of 172 
structure). It is noteworthy that cells aligned parallel to the direction of applied 173 
tension are most responsive, remodelling their extracellular matrix more rapidly than 174 
those aligned perpendicularly [37]. 175 
Ghosh et al. [38] propose a model of growth whereby localised degradation of 176 
extracellular matrix transfers the tissue’s residual tension (or, as the case may be, 177 
tension applied to the tissue) to the resident cells, thus stimulating mitosis. Other 178 
studies have shown that static and/or cyclic strain may stimulate cells to break down 179 
the extracellular matrix [34, 39, 40]. It is therefore expected that matrix turn‐over will 180 
be a critical element of interstitial tissue growth, and the balance between degradation 181 
and synthesis will determine the success of distraction‐driven growth. 182 
Relaxation of tension in cultured tissue analogues 183 
The stretching of a growing tissue under applied tension may be separated into an 184 
elastic component and a growth‐related irreversible component [7]. If an applied 185 
displacement is held, the cells and matrix will relax over time, due to rearrangement of 186 
matrix fibrils and the cells’ intrinsic regulation of tension [5, 41]. The contractile force 187 
exerted by fibroblasts in three‐dimensional cultures rapidly reacts against any imposed 188 
change; that is, if the tension across the tissue is increased, the fibroblasts reduce their 189 
contractile force, and vice versa [5]. 190 
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For a fixed displacement, the strain experienced by an elastic material is inversely 191 
proportional to its relaxed volume. Hence, an increasing volume (i.e. growth) will 192 
inherently decrease the strain for a displacement that is maintained. Because stress 193 
(force per unit cross‐sectional area) is proportional to strain for elastic materials, 194 
growth will therefore also reduce the tension in the material. Although soft tissues are 195 
not expected to behave in a strictly elastic manner, the basic principle is expected to 196 
hold true. However, measurement of the relaxation of stretched tissue during growth 197 
has yet to be reported. 198 
Sustained growth and structural adaptation 199 
In surgical tissue expansion, growth is stimulated by a series of discrete displacements. 200 
While this may have arisen from practical limitations, there is also evidence that rest 201 
periods between stimuli are beneficial for tissue‐building. The protocol might be 202 
viewed as a series of “stimulate, respond and reset” cycles. 203 
It has been proposed that rest periods and/or increasing strain levels are needed to 204 
maintain cells’ sensitivity to mechanical stimuli despite their adaptation [42]. After ten 205 
minutes of mechanical stimulation, fibroblasts in fibrin gel‐based ligament constructs 206 
required at least six hours’ rest to recover their responsiveness to further stretching 207 
[43]. Fibroblasts in fibrin gels have also demonstrated greater collagen accumulation 208 
and increasing cell proliferation when cyclic strain is applied over a limited period 209 
each day, rather than continuously [43, 44]. In a model of heart valve tissue 210 
engineering, intermittent straining also resulted in faster improvement in structural 211 
and mechanical properties [45]. To achieve a positive balance between protein 212 
synthesis and degradation requires sufficient recovery time [46]. This was 213 
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demonstrated in fibroblast‐populated collagen gels, where the production of 214 
proteolytic enzymes was greater under gradual loading than a rapidly applied and 215 
sustained displacement [47]. 216 
The most visible effect of mechanical stimuli on tissue constructs is the adaptation of 217 
structure. In constrained gels and self‐assembled constructs, the contractile forces of 218 
the cells creates a parallel alignment of both cells and matrix, resulting in increased 219 
strength and stiffness [17, 18, 21, 48, 49]. Further improvements in structure and 220 
mechanical properties have been achieved by applying exogenous loads to self‐221 
assembled tissue analogues [16, 50, 51]. Loading during the growth phase has yet to be 222 
reported, though. Mechanically directed organisation also influences cell function; 223 
cells are most responsive to an applied tension when oriented parallel to it [47]. 224 
Ideally, the guiding principle would be to generate the tissue under similar mechanical 225 
conditions to those required in its function. It is therefore expected that more complex 226 
mechanical stimulation protocols might ultimately be used to generate more complex, 227 
differentiated tissues. 228 
EXPERIMENTAL ASSESSMENT 229 
Regardless of the method and/or equipment used to produce the tissue analogue, it 230 
will be critical to verify that the mechanical protocol produces growth. The success of 231 
an expansion protocol would be assessed in terms of tissue volume, composition (both 232 
cells and matrix), structure and mechanical properties, compared to otherwise similar 233 
cultures grown without applied displacements. For tissue engineering applications, it 234 
will also be critical to compare the analogues to samples of the target tissue. 235 
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To confirm that the size increase is due to growth, the quantity of extracellular matrix 236 
and number of cells would be estimated using standard methods, e.g. total protein and 237 
DNA assays on digested tissue. Collagen synthesis may be assessed by the 238 
hydroxyproline assay [52]	or	incorporation	of	tritium‐labelled	proline. Histology and 239 
transmission electron microscopy offer complementary methods to examine tissue 240 
composition and organisation, e.g. the formation and arrangement of collagen fibrils. 241 
Construct thickness may be estimated using confocal microscopy or histological 242 
sections. Other geometric measurements could be made directly and tissue integrity 243 
would be monitored using a microscope throughout the culture process. 244 
An increasing tissue thickness presents design challenges due to diffusion limits. In 245 
vitro observations suggest that nutrient diffusion is generally limited to 150–200 µm 246 
from the surface of a cell aggregate [53]. Perfusion systems may address this issue, 247 
although optimising the architecture of constructs can also improve passive diffusion 248 
[54]. In the absence of such strategies, the thickness of the resulting tissues is likely to 249 
be limited to the order of 100–400 µm [55, 56]. However, thin constructs offer a readily 250 
observable means to verify the basic methodology. 251 
APPLICATIONS AND BENEFITS 252 
Surgical tissue expansion stimulates growth by applying increments of static stretch. 253 
This harnesses connective tissues’ inherent ability to adapt to their mechanical 254 
environment, through remodelling and/or growth. Our proposal is to apply a similar 255 
approach to self‐assembling cell/matrix constructs in vitro. This would provide a 256 
platform to study tissue adaptation and interstitial growth, with minimal influence 257 
13 
from exogenous materials. This may also contribute to optimising clinical expansion 258 
protocols. 259 
In a tissue engineering context, it would allow the principle of tissue expansion to be 260 
applied in situations in which it is clinically infeasible, e.g. where healthy “donor” 261 
tissue is too scarce or where access to the tissue is not practical. It is most immediately 262 
relevant to relatively thin and/or avascular, tension‐carrying tissues such as tendon, 263 
skin and blood vessels. However, with adequate solutions to the problems of perfusion 264 
and differentiation, and optimisation of loading protocols, more complex structures 265 
such as bone may also be possible. 266 
Mechanical stimuli are applied, and their effects on tissue growth observed, at the 267 
tissue, rather than molecular, scale. If fibroblasts prove capable of generating an 268 
expanding tissue analogue in the absence of specialised, exogenous chemical signals, 269 
this would be an appealingly simple alternative to scaffold‐based tissue engineering. 270 
The latter approach requires careful control of biochemical and topographic cues, to 271 
obtain the appropriate cell behaviour. Also, by confining the use of synthetic materials 272 
to the “anchors”, the resulting tissue might be implanted with minimal risk of adverse 273 
reactions to scaffold materials and/or their dissolution products. The greatest appeal, 274 
however, is in the possibility of producing large quantities of tissue from a relatively 275 
small starting volume. Rather than attempting to evenly populate a large scaffold with 276 
appropriately differentiated cells, our proposed approach allows (and, indeed, 277 
requires) cell proliferation to keep pace with the construct volume. 278 
The structure of tissues is strongly influenced by the mechanical environment [57]. 279 
The adaptation of tissue structures to changes in loading was first described in the 19th 280 
14 
century by the likes of Julius Wolff, who reported the correspondence of trabecular 281 
bone architecture to load paths [58]. Therefore, we anticipate that inducing tissue 282 
growth via specific mechanical conditions will result in a structure intrinsically 283 
adapted to these conditions. Thus, structure could be controlled functionally, rather 284 
than by managing a range of cues at the molecular level. 285 
Lenas et al. [59] describe a need to engineer processes rather than products in 286 
synthesising tissues. Rather than seeking to precisely position each cell and matrix 287 
component and activate specific genes, the proposed method aims to replicate the 288 
functional adaptation processes that allow, for example, skin growth to accommodate 289 
weight gain. In short, it aims to induce growth by creating a need for growth. 290 
291 
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